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Metabolic  characterization  of  anaerobic  fungi  provides  a  path  forward  for  bioprocessing  of  crude 1 
lignocellulose  2 




































microbe  approaches  cannot  drive  both  deconstruction  and  fermentation  steps.  In  contrast,  consortia 38 






readily  supports growth of S.  cerevisiae, which can be engineered  to produce a  range of value‐added 45 
chemicals. Further, reconstruction of metabolic pathways from transcriptomic data reveals that anaerobic 46 
fungi do not catabolize all sugars that their enzymes hydrolyze from biomass, leaving other carbohydrates 47 











New approaches  to harness  lignocellulosic  feedstocks  for energy and chemical production are 58 
needed to grow a sustainable bio‐based economy (1). Most fermentation processes utilize microbes that 59 
require  simple  sugars  as  feedstocks.  Lengthy,  expensive,  and  often  harsh  pretreatments  are  used  to 60 
separate carbohydrate fractions from crude biomass (2) that must then be hydrolyzed into fermentable 61 
sugars  using  large  cocktails  of  enzymes  (3).  Combining  lignocellulose  hydrolysis,  biocatalysis,  and 62 
conversion  in  a  single  bioprocess  would  improve  the  efficiency  of  bio‐based  chemical  production. 63 
Typically,  consolidated  bioprocessing  (CBP)  approaches  rely  on  endowing  model  organisms  with 64 













methane  (13,  16).  While  largely  unexplored,  it  is  likely  that  these  fungi  liberate  additional  micro  or 77 
macronutrients  during  lignocellulose  hydrolysis  that  benefit  other  members  within  their  community. 78 
Despite  their  powerful  natural  lignocellulolytic  activity,  gut  fungi  have  not  been  incorporated  into 79 
industrial biomass processing strategies, largely due to a lack of genetic information, genetic tools, and a 80 
detailed understanding of their metabolism. 81 
Here, we evaluated  the potential  of  two  recently  isolated  (17)  strains  of  anaerobic  gut  fungi, 82 
Neocallimastix californiae  (IF551675) and Anaeromyces robustus  (IF551676),  for  their use  in a CBP co‐83 
culture strategy with the model production microbe Saccharomyces cerevisiae. Through transcriptomic 84 
analysis we established the catabolic pathways of biomass derived sugars to predict the carbohydrates 85 
utilized  by  gut  fungi,  and  those  likely  to  be  left  behind  for  potential  microbial  partners.  Differential 86 
expression  analysis  also  identified  culture  conditions  required  to  enhance biomass  degrading  enzyme 87 
production.  In A.  robustus, growth on cellobiose  triggered expression of cellulases, hemicellulase, and 88 

















Thermo  Fisher  Scientific,  Canoga  Park,  CA), maltose  (Sigma‐Aldrich,  St  Louis, MO),  cellobiose  (Sigma‐105 
Aldrich), Avicel (PH‐101, 50 µm particle size, Sigma‐Aldrich), corn stover, reed canary grass, switchgrass, 106 
and alfalfa stems; biomass substrates were provided by the USDA‐ARS Research Center (Madison, WI). 107 
Soluble  substrates were  added  to  a  final  concentration  of  5  g/L  and  particulate  substrates  to  a  final 108 
concentration of 10 g/L.  109 
To monitor fungal proliferation, the pressure of fermentation gases was measured during growth 110 
(19).  Cultures  that  accumulated pressure  significantly more  than  the blank  control  (inoculated  10 mL 111 
Medium C culture  lacking a carbon source) were considered positive  for growth. Effective net specific 112 




of  cellulose,  and biomass  cultures  contained either  100 mg or 500 mg of  reed  canary grass. Pressure 117 
measurements  were  taken  three  times  per  day  to  track  growth  of  the  fungi.  Aliquots  of  0.1  mL 118 








the  sample  again  vortexed  briefly,  centrifuged  for  5 minutes  at  21000xg,  and  the  supernatants were 126 
extracted with a syringe and filtered into HPLC vials using a 0.22µm filter. Samples were run on an Agilent 127 
1260  Infinity  HPLC  (Agilent)  using  a  Bio‐Rad  Aminex  HPX‐87P  column  (Part  No.  1250098,  Bio‐Rad, 128 
Hercules, CA) with inline filter (Part No. 5067‐1551, Agilent), Bio‐rad Micro‐Guard De‐Ashing column (Part 129 
No.  1250118,  Bio‐Rad),  and  Bio‐Rad Micro‐Guard  CarboP  column  (Part  No.  1250119,  Bio‐Rad)  in  the 130 
following orientation:  Inline filter>De‐Ashing>CarboP>HPX‐87P. Samples were run with a water mobile 131 




























Transcriptomes were  annotated  as  described  by  Solomon  et  al.  (20).  Enzymes  present  in  the 159 








































innate  ability  to  degrade  crude  biomass  through  abundant  secretion  of  diverse  carbohydrate  active 198 
enzymes (20). Here, we characterized the biomass‐degrading activity of two unique anaerobic gut fungal 199 
isolates  that  are  attractive  to  CBP  strategies  as  they  effectively  degrade  plant  material  without 200 
pretreatment.  201 











Figure  1.  Gut  fungi  possess  extensive  rhizoidal  network  that  penetrates  into  crude  biomass.  Helium  ion 212 







   20 
Both strains of gut fungi thrive on substrates ranging from simple sugars to cellobiose, cellulose, 221 
and lignocellulose (20) displaying similar growth rates on complex biomass and simple monosaccharides. 222 















extensive  proteolytic  degradation.  Therefore,  we  hypothesized  that  fungal  enzymes  hydrolyze  more 237 





growth had  ceased, perhaps due  to  the  continued biocatalysis of  secreted enzymes  (Figure S2A).  The 243 
maximum rate of glucose consumption (Figure S2B), 1.470 mg/hr and 0.590 mg/hr for A. robustus and N. 244 
californiae,  respectively,  was  greater  than  the  rates  of  glucose  release.  This  suggests  that  the  fungal 245 



















grass  cell wall  composition with  approximately  21% glucose  from cellulose  (32),  this  indicates  that A. 264 
robustus released at least 16% of the total cellulose in the reed canary grass as excess glucose. While this 265 
yield was significantly lower than the 49% released from pure cellulose and is likely due to the increased 266 
complexity  of  plant  material,  additional  sugars  derived  from  hemicellulose  were  also  present  in  the 267 
  13
hydrolysate in high abundance. Xylose, arabinose, and fructose were also measured in the hydrolysate of 268 
each  fungus  (Figure  2D,  Table  S2).  A.  robustus  and N.  californiae  yielded  a  total  accumulated  sugar 269 
concentration of 4.5 ± 0.4 and 4.0 ± 0.6 g/L, respectively. We expect that cellobiose is primarily hydrolyzed 270 






























Overall,  the  transcriptome of N. californiae contained more  than  twice as many carbohydrate 300 























Maltose  0  3  0  10 
Cellobiose  9  84  36  87 
Avicel  4  86  122  124 
Corn Stover  11  97  36  168 
  15
Reed Canary 
Grass  19  122  65  177 




p≤0.01)  in  response  to  growth  on  differing  substrates  compared  to  glucose.  These  transcripts  were 316 




on  Avicel  resulted  in  the  downregulation  of  many  CAZyme  transcripts,  nearly  equal  to  the  number 321 
upregulated  under  that  condition.  There  were  also  many  regulated  transcripts  that  contain  fungal 322 
























counts  in  transcripts  per million  (TPM)  of  indicated  classes  of  biomass  degrading  enzymes  under  all  evaluated 344 
subtrate growth conditions for N. californiae (C) and A. robustus (D), respectively.  345 
 346 
3C).  This  suggests  separate mechanisms  that  rely  on  different  trigger  molecules  or  breakout 347 
products to control the expression of cellulases and hemicellulase in N. californiae. Alternatively, growth 348 
















break  out  carbohydrates  from  lignocellulose,  such  as  cellobiose,  that  can  later  trigger  increased 363 
expression of enzymes required to hydrolyze plant material. In fact, overall expression of CAZymes in both 364 
N.  californiae  and  A.  robustus  increased  most  drastically  (by  greater  than  200%)  when  grown  on 365 
cellobiose, a low molecular weight cellodextrin, compared to glucose (Figure 3 C&D). This effect revealed 366 
that growth of A. robustus on cellobiose will induce production of the entire suite of enzymes required to 367 
break  down  crude  biomass.  Considering  that  many  of  these  enzymes  contain  carbohydrate  binding 368 
domains  that  keep  them  tightly  bound  to  lignocellulose,  this  would  allow  for  simpler  purification  of 369 
enzymes that does not require separation of enzymes from the substrates they act on. Conversely, N. 370 
californiae  requires  growth  on  complex  biomass  to  produce  all  necessary  enzymes,  making  enzyme 371 
purification more difficult.  372 
Further  insight  into  the  regulatory mechanisms  of  gut  fungi  can  be  used  to  optimize  enzyme 373 
production and achieve maximum lignocellulolytic activity and sugar handoff to model microorganisms. 374 
Possible  regulators  of  biomass  degrading  enzymes  in  these  gut  fungi  were  previously  identified  by 375 
Solomon et al. (20) by searching for transcripts orthologous to conserved transcription factors in higher 376 
fungi,  Cre1/CreABC,  ACE1‐2,  ClbR,  Clr1‐2,  and  Xyr‐1/XlnR  that  regulate  hemicellulase  and  cellulase 377 
production  in Trichoderma  reesei, Neurospora  crassa,  and Aspergillus niger  (37). A  comparison  to  the 378 
current OrthoMCL database in this study identified orthologs to the creA, creB, creC, and Cre‐1 regulators 379 



































the  enzymes  required  for  galactose  and  arabinose  catabolism.  Xylose metabolism  follows  the  xylose 412 
isomerase  pathway  typical  of  prokaryotes  (39);  an  observation  consistent  with  previous  findings  for 413 
Piromyces  sp.  E2  (31).  This  pathway  may  have  arisen  from  horizontal  gene  transfer  in  the  rumen 414 
microbiome and lead to increased fitness over the eukaryotic oxido‐reductase pathway. The anaerobic, 415 
reducing environment of  the  gut  is  likely  to upset  the  redox balance of  the oxido‐reductase pathway 416 




observations suggests another  limitation  is responsible for  lack of xylose utilization, such as  inefficient 421 
transport or lack of environmental influences not present in these experiments.  422 












































organism during a  simultaneous co‐culture,  increasing overall  production of enzymes while  improving 465 
enzyme  efficiency  by  removing  sugar‐based  inhibition  of  enzymes.  Previous  studies  on microbial  co‐466 









Anaerobic  gut  fungi  efficiently  hydrolyze  crude  lignocellulose  through  a  combination  of 476 
mechanical  disruption  and  enzymatic  activity  from  a  wide  array  of  biomass  degrading  enzymes  that 477 
release  excess  amounts  of  sugars  into  their  environment.  Reconstruction  of  metabolic  pathways  in 478 
  26
anaerobic fungi validated experimental phenotypes, and identified sugars that are likely to accumulate 479 





direct  biochemical  production.  While  additional  work  will  be  necessary  to  optimize  the  bi‐phasic 485 
fermentation  scheme,  these  regulation  studies  provide  a  path  forward  for  bolstering  production  of 486 
biomass degrading enzymes, as well as identifying potential repressors of their production. The two‐stage 487 
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